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sobre‐expressa homologamente  e posteriormente  purificada  com um  rácio  Fe/proteína  de  3.88  ± 
0.63 (holoproteína). 





DNA,  indicativo  da  formação  de  complexo(s)  Endonuclease  III‐DNA.  Estes  ensaios  mostram 
igualmente que a Endonuclease III é capaz de se ligar tanto à forma linear do DNA plasmídico como à 
superenrolada, embora com maior afinidade para a forma linear.  
Ensaios  de  mobilidade  electroforética  realizados  após  45  min  de  irradiação  UV  (19.77  kJ) 
revelam que, apesar de ocorrer um retardamento, os complexos formados são instáveis e dissociam‐
se  durante  a  electroforese.  Além  disso,  a  presença  de  agregados  proteína‐DNA  sugere  a 
desnaturação de algumas proteínas. Após 6 h de irradiação (158.18 kJ) não se formam complexos, o 
que permite concluir que as moléculas de Endonuclease III foram irreversivelmente danificadas. 
Os  estudos  electroquímicos  foram  realizados  por  voltametria  cíclica  e  de  pulso  diferencial,  à 
temperatura  ambiente  e  em  condições  anaeróbicas;  a  Endonuclease  III  livre  e  o  complexo 
Endonuclease  III‐DNA  foram  adsorvidos  à  superfície  de  um  eléctrodo  de  grafite  pirolítica  não 






























































  DNA  integrity  in  the  cell  is  under  constant  threat  from  damaging  agents  of  endogenous  or 




III,  a  DNA  glycosylase  belonging  to  base  excision  repair  system.  This  enzyme was  homologously 
overexpressed and then purified with a Fe/protein ratio of 3.88 ± 0.63 (fully‐loaded form). 
Endonuclease III exposure to UV radiation for 45 min (19.77 kJ dose) may lead to the destruction 
of  the Fe‐S bonds of  the  [4Fe‐4S] cluster or  to  the conversion of  this center  into a different  redox 
state. 
Electrophoretic mobility  shift  assays with protein‐DNA  complex  showed  that Endonuclease  III 




that  although  shift  occurred,  the  complexes  formed  were  unstable  and  dissociated  during 
electrophoresis. Moreover, the presence of aggregates suggests the unfolding of some Endonuclease 
III molecules.  After  6  h  of  UV  irradiation  (158.18  kJ)  no  complexes  are  formed,  leading  to  the 
conclusion that Endonuclease III molecules were irreversibly damaged. 
 The  electrochemical  studies  were  performed  by  cyclic  and  differential  pulse  voltammetry 
techniques, at  room temperature and anaerobic conditions; Endonuclease  III and Endonuclease  III‐
DNA  complex were adsorbed on  a bare pyrolytic graphite electrode.  For  the  first  time,  the direct 
electrochemical response of Endonuclease III unbound to DNA was observed, with a quasi‐reversible 
redox  couple displaying  a midpoint potential of  178  ±  9 mV  vs. NHE.  Endonuclease  III  binding  to 
plasmid DNA promotes a positive shift (19 mV vs. NHE) in the characteristic redox couple of Endo III. 

































































aa      Amino acid 
Abs      Absorbance 
Amp      Ampicillin 
AP      Apurinic/apyrimidic 
APE1      Apurinic/apyrimidic endonuclease 
APS      Ammonium persulfate 
Asp      Aspartate 
BCA        Bicinchoninic Acid 
BER      Base excision repair 
bp      (DNA) base pairs 
BSA      Bovine serum albumin 
CE      Counter electrode 
CPD      Cyclobutane pyrimidine dimers 
CT      Charge transport 
CV       Cyclic voltammetry  
D. vulgaris    Desulfovibrio vulgaris strain Hildenborough 
DPV      Differential pulse voltammetry 
DR      Direct repair 
DSB      Double‐strand break 
E. coli      Escherichia coli 
Endo III     Endonuclease III 
FCL      Fe‐S cluster loop 
Fd      Ferredoxin 
GPD      Gly/Pro‐rich loop 
HhH      Helix‐hairpin‐helix 
HiPiP      “High‐potential” iron protein 
HOPG      Highly oriented pyrolytic graphite 





ICL      Interstrand crosslink 
IPTG       Isopropyl‐‐D‐thiogalactopyranoside 
LB       Luria Bertani broth, known as Luria Broth 
LB/Agar/Amp     Luria Broth containing Agar and Ampicillin 
LMW      Low molecular weight 
MMR      Mismatch repair 
MWCO     Molecular weight cut‐off 
NER      Nucleotide excision repair 
NHE      Normal hydrogen electrode 
NHEJ      Non‐homologous end joining 
OD      Optic density 
PDB      Protein data bank 
pDNA      Plasmid DNA 
PG      Pyrolitic graphite 
Pol    Polimerase  
Rd      Rubredoxin 
RE      Reference electrode 
RNS      Reactive nitrogen species 
ROS      Reactive oxygen species 
SCE      Saturated calomel electrode 
SDS       Sodium dodecyl sulfate 
SDS‐PAGE     Sodium dodecyl sulfate – Polyacrylamide gel electrophoresis  
SSB      Single‐strand break 
TEMED     N,N,N’,N’‐tetramethylethylenediamine 
Tris      Tris(hydroxymethyl)methylamine 
Trp      Tryptophan 
Tyr      Tyrosine 
UV      Ultraviolet 
Vis      Visible light 






Ageom      Geometric area 
c      Concentration 
C      Coulomb 
ε      Molar extinction coefficient 
E      Potential 
E0'       Formal reduction potential 
Ep      Peak potential 
Epa       Anodic peak potential 
Epc       Cathodic peak potential 
ΔEp      Potential difference 
F      Faraday constant 
I      Current 
Ip      Maximum peak current 
Ipa       Maximum anodic peak current 
Ipc       Maximum cathodic peak current 
Ksh      Heterogeneous electron‐transfer rate constant 
mUA       Milliunits of absorbance 
n      Number of electrons 
NA      Avogrado constant 
R      Molar gas constant   
T      Temperature 
      Scan rate 






















































































































































































































































































































































Figure 9.4  | Comparison of  the  cyclic  voltammograms of  Endo  III, pUC18  and  complex  samples, before UV 
irradiation, obtained on PG at  = 5 mV/s.  ______________________________________________________ 74 
Figure  9.5  |  Comparison  of  the  cyclic  voltammograms  of  Endo  III,  pUC18  and  complex  samples,  after  UV 
irradiation, obtained on PG at  = 5 mV/s.  ______________________________________________________ 75 





















































































































bonds  in  DNA  tend  to  spontaneously  disintegrate  under  physiological  conditions.  The  simplest 
reaction  that  is  potentially  harmful  to  DNA  is  the  spontaneous  hydrolysis  of  nucleotide  residues 
(depurination/depyrimidination),  resulting  in abasic  sites  (1, Figure 1.1). These are very base‐labile 










Enzymatic  reactions have  an  error  rate,  and  their  reaction products  include  free  radicals,  such  as 
reactive  oxygen  species  (ROS)  and  reactive  nitrogen  species  (RNS),  products  of  lipid  peroxidation 
(oxidation of polyunsaturated fatty acids in lipids) and endogenous alkylating agents [3]. ROS, such as 
superoxide anions, hydroxyl radicals and hydrogen peroxide, are a natural byproduct of the normal 
metabolism of oxygen  [2]; however, exposure  to environmental stress  (e.g., UV or heat exposure), 
may  increase ROS  levels dramatically,  leading  to  a  condition  known  as oxidative  stress.  The most 
prominent oxidative base adducts include mutagenic 8‐oxoguanine (3) and thymine glycol (4), which 
can  block  DNA  transcription  and  replication.  Cofactors  of  enzymatic  reaction  can  accidently 








ionizing  radiation  and  genotoxic  chemicals,  such  as  cigarette  smoke,  alcohol  or  biocides  and 
pesticides [3–5]. For many organisms,  including humans, one of the most  important environmental 
mutagen  is  the  UV  radiation.  This  type  of  radiation  also  lead  to  the  formation  of  dipyrimidine 





atoms  are  highly  reactive  toward  ROS.  The  primary  products  of  these  fragmentations  are  single‐
strand breaks  (SSBs)  (1, Figure 1.2). On the other hand, double‐strand breaks (DSBs)  (2, Figure 1.2) 












The  outcome  of  DNA  damage  is  diverse  and  generally  adverse.  Some  lesions  are  primarily 
mutagenic,  others mainly  cytotoxic  and  cytostatic  [3]. While  acute  effects,  such  as  inhibition  of 
transcription  and  replication,  trigger  cell‐cycle  arrest  or  cell  death  (apoptosis),  long‐term  effects, 
namely  irreversible mutations and chromosome aberrations,  lead to ageing and oncogenesis [4]. As 










from DNA  damage  can  trigger  cell‐cycle  arrest  or  inhibition  of DNA metabolism, which  in  turn  can  lead  to 






As  a  consequence of  the diversity of DNA  injuries,  cells have developed  a  sophisticated DNA 
maintenance  apparatus,  consisting  of  different  repair  systems  (Figure  1.3). Although  each  system 
focus  on  a  specific  category  of  DNA  lesion,  as  a whole  they  counteract most  of  the  potentially 
mutagenic and  cytotoxic  lesions  in order  to  re‐establish  the  correct genome  structure  [3, 4]. DNA 
damage  causes a  temporary arrest of  cell‐cycle progression, allowing  repair  to  take place prior  to 
replication [7]. No correction procedure  is going to be absolutely exact and error‐free, but repair of 
common DNA lesions clearly demands highly accurate performance [6]. The main, partly overlapping, 
DNA  repair  systems  operating  in  mammals  are  direct  repair  (DR),  base  excision  repair  (BER), 
nucleotide excision repair (NER), mismatch repair (MMR), homologous recombination (HR) and non‐
homologous end  joining (NHEJ) [4]. The first two systems are rather simple  in molecular terms and 
their mechanisms  have  already  been  described  in  some  detail;  in  contrast,  the  others  are more 
complex repair pathways that are not yet fully understood [2]. 
1.2.1 Direct repair 
Some  single  repair  proteins  directly  revert  certain  injuries,  such  as  O6‐methylguanine 

































Figure 1.4 | Homologous  recombination  (HR) and non‐homologous end  joining  (NHEJ)  repair  systems. HR  is 
initiated  by  the  recognition  of  a DSB  by  Rad52  protein.  To  promote  strand  invasion,  the  5’‐3’  exonuclease 
activity of the Rad50/Mre11/Nbs1 complex expose both 3’ ends. The ssDNA ends are bound by RPA protein. A 
joint molecule between the damaged  (red template) and undamaged DNA  (blue template)  is generated by a 
branch migration reaction  involving various proteins. DNA polymerases and their associated factors carry out 
repair synthesis (sequences in green) and Holliday junctions are formed. These are resolved by endonucleolytic 
cleavage  and  rejoining  in  a  reaction  that may  involve  the Mus81  protein.  In  NHEJ mechanism,  DSBs  are 
recognized by the Ku70 and Ku80 proteins, which specifically bind to DNA ends and form a complex with the 
DNA‐dependent protein kinase catalytic subunit (DNA‐PKCS). The ends of the break may be processed in a step 
















































Two  of  the  three  DNA  excision  repair  systems  that  remove  most  of  the  damaged  or 
inappropriate bases in DNA are the nucleotide excision repair (NER) and the mismatch repair (MMR). 
 
NER  is, probably,  the most complicated of  the excision  repair  systems.  It deals with  the wide 
class  of  bulky,  helix‐distorting  lesions  that  interfere  with  base  pairing  and  generally  obstruct 
transcription  and  normal  replication.  Two  NER  subpathways  exist  with  partly  distinct  substrate 



























































































system will be explained  in much more detail because one of  its core components  is the subject of 
study in this thesis. 
BER  removes  subtle, non‐bulky, DNA  lesions  through  a  “cut‐and‐patch” multistep mechanism 
that involves the participation of several enzymes. This robust and dynamic repair system is the main 
guardian against damage due to cellular metabolism, which  includes oxidative  lesions, methylation, 
deamination  and  hydroxylation  products,  spontaneous  hydrolysis,  and  different  kinds  of  single‐
strand  breaks  [1,  3,  4,  8].  These  injuries may  or may  not  impede  transcription  and  replication, 
although they frequently miscode; BER is therefore particularly relevant for preventing mutagenesis 
[4]. BER  is also one of the major systems that repair oxidative DNA damage caused by ROS (arising 
from  ionizing  radiation),  to  both  purines  and  pyrimidines  [7].  Compared  with  other  DNA  repair 
systems, BER  is highly  conserved  from bacteria  to human  in  terms of  the  core  components of  its 




glycosylase,  followed  by  apurinic/apyrimidinic  (AP)  endonuclease  (APE1),  DNA  polymerase  β  and 
DNA ligase. The first step in this cascade, damage‐specific recognition and excision, is carried out by 
one of many DNA glycosylases that recognize damaged or mismatched bases and excise them from 







and act upon a particular  lesion or group of  lesions, so only bases that can be accommodated  in a 
defined binding pocket upon nucleotide flipping provide the necessary contacts and orientation for 
base  excision  [5,  13].  In  this  recognition  pocket,  the  damaged  base  is  hydrolytically  excised  by 
cleavage of the N‐glycosidic bond between the sugar phosphate backbone and the base,  leaving an 
AP site (I, Figure 1.6) [7, 12]. These AP sites can also occur spontaneously by hydrolysis (II) [4]. DNA 
glycosylases have high affinity  for  their products, AP sites, and are  likely  to  remain clamp  to  them 
until displaced by the second enzyme  in the BER pathway, the endonuclease APE1, which has also 






















context,  FEN‐1  binding  to  PCNA  stimulates  FEN‐1  endonuclease  activity.  Taken  together,  these 
findings  suggest  that PCNA promotes  long‐patch BER via  its ability  to  interact with and coordinate 
the enzymatic activities of a DNA polymerase and endonuclease FEN‐1. Therefore, PCNA acts as a 
scaffold protein  in this alternative pathway  in a way similar to that of XRCC1  in the main pathway. 
Finally, the last step in this minor pathway is the nick sealing by DNA ligase I (IX) [6, 8, 10, 14].  
As  described  before,  ROS  and  some  exogenous  agents,  such  as  X‐rays,  can  cause  SSBs  by 
destruction of deoxyribose residues. Such damages are processed and repaired by the same enzymes 
that  are  responsible  for  the  later  stages  of  BER.  An  abundant  nuclear  protein,  poly(ADP‐ribose) 
polymerase (PARP), which binds to and is activated by DNA strand breaks, and the recently identified 
polynucleotide kinase  (PNK)  (X) may be  important when BER  is  initiated  from a SSB  to  temporary 
protect and trim the ends for repair synthesis, acting as antirecombinogenic factors. PARP, as pol  







































































such  as APE1.  The  latter  use  an  amino  group  (lysine  residue)  of  the  enzyme  as  a  nucleophile  for 






the  target nucleotide,  leaving an AP  site  (4).  In  the case of bifunctional glycosylases,  the nucleophilic attack 
involves an amino group (lysine residue) of the enzyme (Nuc) and the reaction yields a covalent  intermediate 
(Schiff base)  formed by  the enzyme  and C1' of  the  target nucleotide  (2),  thus expelling  the damaged base. 
Additional  reactions  catalyzed  by  this  enzyme  leads  to  Schiff  base  ‐elimination,  resulting  in  C3'‐O  bond 
cleavage (3). Schiff base intermediate (2) can be reduced by sodium borohydride (NaBH4), resulting in a stable, 
covalently  “trapped”  protein–DNA  adduct  (5), which  has  been  used  in  various  structural  studies  ([16]  and 
references therein). Adapted from [13]. 
 














four  of  them  display  activity  against  bases  that  arise  through  deamination  of  C  and/or  5‐meC 
residues, whereas hMPG acts on alkylated bases. The bifunctional enzymes are hOGG1, hNTH1 and 
hNEIL  (1  and  2), which  together with  the monofunctional  hMYH  deal  principally with DNA  bases 




Structural  studies  revealed  that DNA glycosylases  fall  into  three main  structural  superfamilies 





helical domains  (three,  in  the case of MutY and hOOG1). One of  them  typically has  four α‐helices, 
whereas the other is a six‐helix barrel [10, 17]. The overall structure contains a conserved central α‐
helical motif, located near the cleft between the two domains that is common to the members of this 









hUNG  ung  UNG1  U, 5‐OH‐U in ss/dsDNA  no 
hSMUG1  ‐  ‐  U, 5‐OH‐U in ssDNA  no 
hTDG  mug  ‐  U:G, T:G, C  no 
hMBD4  ‐  ‐  U:G, T:G in CpG sequences  no 
hOGG1  fpg  OGG1, OGG2 8‐oxoG:C, fapyG yes
hMYH  mutY  ‐  A:G, A:8‐oxoG  no 
hNTH1  Endo III (nth)  NTG1, NTG2  Tg, Cg, fapyG, oxidized pyrimidines  yes 
hNEIL1  nei  ‐  as NTH1 and fapyA, 8‐oxoG  yes 
hNEIL2  ‐  ‐ overlap with NTH1/NEIL1  yes
hNEIL3  ‐  ‐ unknown ?

























Figure  1.8  |  Comparison  of  the  three‐dimensional  structures  of  some  enzymes  belonging  to  the HhH DNA 
glycosylase superfamily. A – Endo  III (PDB ID 2ABK), B – MutY (PDB ID 1KG2), C – hOGG1 (PDB ID 1KO9). The 
conserved  HhH‐GPD  motif  is  shown  in  green.  Figures  were  made  using  Accelrys  DS  Visualizer  software 
(v3.5.0.12158), available at http://accelrys.com/. 
 
In bifunctional DNA glycosylases,  the conserved Asp  in  the GPD  region  is  thought  to protrude 





enzyme  next  to  the  lesion  [9,  16].  HhH  is,  therefore,  considered  a  sequence‐independent  DNA 
binding motif  [19].  Structural  studies  on  Endo  III‐DNA  complex  have  shown  that  the  HhH motif 
participate  in DNA  recognition  through  interaction with phosphate and oxygen atoms of  the DNA 
backbone [16]. 
Glycosylases of HhH superfamily share yet another important feature, a cubane [4Fe‐4S] cluster, 
as  first  structurally  characterized  in  Endo  III  [16,  18–22]  and  also  found  in MutY  [23].  The  same 
structural  studies  revealed a  solvent‐exposed  loop near  the  cluster,  termed  the  iron‐sulfur  cluster 
loop (FCL) motif (Figure 1.9).  





















(dark  blue)  contains  the  HhH motif  (light  blue).  The  [4Fe‐4S]  cluster  domain  (green)  contains  the  [4Fe‐4S] 
cluster  (red and yellow spheres, corresponding  to  the  iron and sulfur atoms,  respectively) and  the FCL motif 




As described above, one of  the ubiquitous enzymes belonging  to BER  system  is  Endo  III. The 
gene  that encodes Endo  III, nth,  is a highly  conserved BER gene; homologous of  the nth gene are 














human  homologue,  hNTH1,  consist  of  pyrimidines  damaged  by  ring  saturation,  contraction  or 
fragmentation  (e.g.  thymine  glycol),  generated  by  exposure  to  UV  light,  ionizing  radiation,  and 
oxidative stress [15, 16, 26].   
The 23.6 kDa protein  (211 amino acids)  [27]  is elongated and bilobal, with primarily  α‐helical 
secondary  structure.  As  stated  above,  a  central  deep  cleft  separates  two  globular  domains,  a 
continuous six‐α‐helix barrel domain and a  four α‐helix one, the [4Fe‐4S] cluster domain. The [4Fe‐
4S] cluster is held in place by an array of hydrogen bonds made with four conserved Cys residues, in 



































There are  two distinct  types of cubane  [4Fe‐4S] cluster‐containing electron‐transport proteins 
that differ in their observed redox potentials. The ferredoxins (Fds) exhibit redox potentials of ‐100 to 
‐650 mV whereas “high‐potential” iron proteins (HiPiPs) exhibit midpoint potentials ranging from +50 




A  structural  role  for  the  cluster  in  Endo  III was  accepted  on  the  basis  of  in  vitro work  that 
showed the cluster to be  resistant to reduction and oxidation,  in solution  [20, 22]. Combination of 
kinetic, mutagenic and structural studies on E. coli MutY (a DNA glycosylase similar to Endo III), have 
shown  that  although  the  iron‐sulfur  cluster  does  not  contribute  significantly  to  the  folding  and 
stability of the protein,  it is essential for DNA binding and catalysis [23]. This  idea  is consistent with 
structural  studies  on  Endo  III  and MutY, which  revealed  a  solvent‐exposed  [4Fe‐4S]  cluster  loop 









A redox  function for the clusters  in BER glycosylases was unclear because redox activity  in the 
physiological range of potentials was not found [20]. The [4Fe‐4S]2+ cluster is well separated from the 
enzyme  active  site  and  do  not  appear  to  participate  in  the  glycosylase  reaction.  This  cofactor  is 
required  for  non‐specific  DNA  binding  and,  thus,  is  essential  for  overall  repair  activity.  Crystal 










active  at  physiological  potentials,  displaying  stable,  reversible  signals  with  respective  midpoints 
potentials of 90 and 58 mV vs. NHE, characteristic of HiPiPs. Scan rate dependence measurements 






On  the  basis  of  this  DNA‐mediated  redox  behavior,  a  model  using  DNA‐mediated  charge 
transport (CT) between DNA repair enzymes was proposed, given that DNA‐mediated CT chemistry is 

















Therefore,  DNA  repair  glycosylases  can  exploit  DNA‐mediated  CT  as  a  way  to  rapidly  and 
efficiently search for DNA damaged sites in the genome [29, 36, 38]. DNA‐mediated CT chemistry has 






























Figure 1.13 | Proposed model  for  long‐range DNA‐mediated CT  in DNA repair. The orange and blue proteins 
represent  two  different  Fe‐S  cluster‐containing  proteins  of  similar  potential.  In  this model,  guanine  cation 
radical oxidizes a nearby BER Fe‐S cluster to the 3+ state (1). Non‐specific binding of a reduced protein nearby 
(2) allows electron transfer (3), following which the first protein, now in the 2+ state, has decreased affinity for 
DNA and  can diffuse away  (4). This process  is  repeated when another  reduced protein binds  the DNA non‐
specifically on the other side (5,7), followed by CT and dissociation of the newly reduced protein (6,8). The DNA 









DNA  in  a  non‐specific  fashion,  the  enzyme  undergoes  a  shift  in  redox  potential, which  allows  its 
transition to the 3+ state by cellular oxidants, including guanine radicals. If the surrounding genome 
is  free of damage or mismatched bases,  this enzyme  can be  reduced,  via DNA‐mediated CT, by a 
distally non‐specifically bound redox‐active glycosylase of similar reduction potential. The reduction 
of the first enzyme favors its dissociation from DNA and relocation to another site, since the 2+ state 
has decreased affinity  for DNA.  Thus,  this method  serves  as  a  scanning mechanism  for  the  repair 
glycosylases  in  search  for  damaged  or mismatched  bases.  If  a  damaged  site  is  present,  it  short‐








Importantly,  the  first step of  this damage detection method  requires oxidation of DNA‐bound 
Fe‐S cluster repair enzymes. Studies indicate that guanine radical cations, cellular oxidants which are 
formed under conditions of oxidative stress, can promote oxidation of the [4Fe‐4S]2+ cluster of DNA 
glycosylases  through  DNA‐mediated  CT.    Hence,  they  can  be  ‘‘repaired’’  directly  through  DNA‐
mediated  electron  transfer  from  the  repair  protein.  Significantly,  protein  oxidation  through  this 




Significantly, recent studies  indicate that MutY and Endo  III engage  in a cooperative  functional 
relationship  in  their  search  for  damage  in  the  genome  and  redistribute  in  the  vicinity  of  lesions, 
which  is another  important  feature of  the DNA‐mediated CT damage detection model. Due  to  the 
similarity  in  redox potentials measured  for  these enzymes  (within  ≈ 30 mV  range), electrons may 
transfer between them and, in this process, information about the integrity of the surrounding DNA 





















Figure  1.15  shows  cyclic  voltammograms  of  Endo  III  with  DNA  modification.  According  to 
Gorodetsky et al,  the only observed  redox  signal  in  the  range of 600 mV  to  ‐400 mV vs. NHE  is a 
quasi‐reversible redox couple with a midpoint potential of 20 ± 10 mV vs. NHE. Although with a large 
error,  the  authors  observed  a  cathodic  peak  at  ‐30  ±  20 mV  vs.  NHE.   Moreover,  the  authors’ 





under  identical  conditions.  As  seen  in  Figure  1.13,  a  complete  loss  of  signal  is  observed  at  the 
electrode modified with  DNA  containing  an  abasic  site.  Thus,  the  DNA  does  not  serve  to  locally 
concentrate the protein on the graphite surface; the duplex with an abasic site would serve a similar 
































Although not mentioned  in  the original paper  and despite  the  fact  that  controls  are missing, 
from observation of Figure 1.16 it seems that a cathodic peak is present around 50 mV vs. NHE. 
Gorodetsky  et al  stated  that  successive positive  scans  lead  to new broad,  irregular  signals  at 
much lower potentials. The authors’ interpretation is that these results are consistent with previous 





same  surface allowed  for  the demonstration  that binding  to DNA shifts  the  redox potential of  the 
















reduced  protein  [34],  these  data  provide  a  more  quantitative  estimate.  In  the  context  of  the 
described model of DNA‐mediated signaling for damage detection, the authors’ interpertation is that 















Although  the  effects  of  UV  light,  ionizing  radiation  and  oxidative  stress  on  DNA  have  been 
extensively  studied,  very  little  is  known  about  the  effect  of  these  carcinogens  on  DNA  repair 
enzymes,  in particular on the Fe‐S containing DNA glycosylases, such as Endonuclease  III  (Endo  III). 
Although  intact DNA repair  is essential for a healthy organism, DNA‐repair enzymes counteract the 
efficiency  of  a  number  of  important  antitumor  agents  (e.g.  ionizing  radiation,  cisplatin,  alkylating 
agents  and  mitomycin  C)  that  exert  their  cytotoxic  effects  by  damaging  DNA.  Thus,  selective 
inhibition  of  DNA  repair  enzymes  in  malignant  cells  may  greatly  improve  antitumor  therapies. 
Indeed, modulation of DNA damage  responses  coupled with more  conventional  radiotherapy  and 




on  E.  coli  Endo  III,  a  DNA  repair  enzyme  belonging  to  BER  repair  system,  that  has  a  human 
homologous  with  similar  structure.  This  particular  enzyme  was  chosen  due  to  its  ubiquity  and 
because it is the most well characterize [4Fe‐4S] cluster‐containing DNA glycosylase.   
UV‐visible spectroscopy and electrochemical methodologies will be used during this project to 
monitor the  integrity and redox state of the  [4Fe‐4S] cluster,  in the absence and presence of DNA, 
and on non‐UV  irradiated and UV  irradiated  samples. Thus,  this  center will be used  to assess  the 
effect of UV radiation in this protein and in its activity.  
Endo  III,  plasmid DNA  and  protein‐DNA  complex  behavior,  before  and  after  exposure  to UV 
























This  chapter  aims  to  present  the  homologous  overexpression  and  purification  steps  of 
recombinant Endonuclease  III (Endo  III), the DNA repair enzyme to be studied  in this work. Endo  III 
was overexpressed both in 2xYT and M9 media, with different purposes. 2xYT was used to express all 

































the  vector  used  to  overexpress  the  gene  encoding  the  protein  under  study.  The  ampicillin 
concentration was 0.1 mg/mL, diluted from a 100 mg/mL stock solution. 
 










pre‐inoculum  II were  inoculated  in  1  L  of  2xYT medium  (vide  Appendix  C.2)  and  the  cells were 
allowed  to  grow  at  180  rpm  and  37  oC.  This medium  was  chosen  because  it  had  already  been 
determined  that  it  is  the one  that gathers  the best growth  conditions  [44]. Microbial growth was 
monitored measuring the OD600 nm until  it reached 0.5, at which point the culture was  induced with 
0.2 mM  IPTG  (NZYTech), supplemented with 72 M FeSO4.7H2O, and  left to grow overnight at 180 
rpm and 20  oC. All  these growth procedures were performed aerobically. After growth,  cells were 
harvested by  centrifugation  for 15 min at 3 900 g and 4  oC, with an average of 7.675 g  cells/L of 





















































before proceeding with  its purification. Therefore,  the extraction protocol  included  firstly  thawing 
cells with a water flow and then cell disruption through 3 cycles with an ultrasonic probe. Each cycle 
consisted of 3 min at 104 W cm‐2 and 1 min 30 s at rest, always on ice. During cell disruption, DNase 
(Roche)  was  added  to  the  cell  suspension  to  reduce  the  viscosity  of  the  cellular  extract.  After 
centrifugation for 20 min at 10 500 g and 4 oC, the resulting supernatant was ultracentrifuged for 1 h 
30 min at 125 000 g and 4 oC, to separate membrane and soluble fractions. Protein overexpression 
























Figure 3.3 | Endo  III production  time course analyzed by SDS‐PAGE  (4‐12 % gradient 
pre‐cast NuPAGE® gel (Invitrogen), 35 min, 200 V). The gel was stained with Coomassie 
Brilliant Blue. The molecular mass (in kDa) of each protein standard is indicated on the 









theoretical  isoelectric point  (8.4), determined  from  its primary  sequence with Protparam  software 
(http://web.expasy.org/protparam/) [45], it was assumed that the protein had a positive total charge 




linear  gradient up  to  1 M  Tris‐HCl,  pH  7.1  (buffer B)  at  6 mL/min was  applied  to  elute  adsorbed 
proteins. 4 mL fractions were collected. 
 




























Figure  3.4  |  Purity  assessment  of  fractions  collected  from  the  Resource  S 



















































enrichment  in  57Fe. This  iron  isotope  is widely used  in Mössbauer  spectroscopy  (vide Future work, 
Chapter 11). 
Two  steps of pre‐cultures were performed prior  to  the main overexpression growth. The  first 
































































































Figure 3.7 | Endo  III production  time  course analyzed by SDS‐PAGE  (4‐12 % 
gradient  pre‐cast  NuPAGE®  gel  (Invitrogen),  35  min,  200  V).  The  gel  was 
stained with Coomassie Brilliant Blue.  The molecular mass  (in  kDa) of  each 
protein standard is indicated on the left side of the figure. M – SeeBlue® Pre‐
stained Standard (vide Appendix E.1, Figure E.1.B.); 1 – Supernatant after low‐
speed  centrifugation  (SN1);  2  –  Pellet  after  low‐speed  centrifugation;  3  – 
Supernatant  resulting  from  low‐speed  centrifugation  of  the  resuspended 
































































28  to 36 % buffer B),  corresponding  to  fractions 12, 13 and 14. The purity of  these  fractions was 
assessed by UV‐Vis spectrophotometry, using  the A410nm/A280nm  ratio. Fraction 13 had higher purity 
(A410nm/A280nm  ratio  ≥  0.3)  and was  named  fraction  F.I.  Fractions  12  and  14 were  combined  in  a 
fraction named F.II since they had a lower purity level (0.2 ≤ ratio < 0.3). 
   









Figure  3.9  |  Purity  assessment  of  fractions  collected  from  the  Resource  S 






Analysis of Figure 3.9 confirms  the higher purity of  fraction F.I. Although  this  fraction was not 
dialyzed, a UV‐Vis spectrum (250 to 800 nm) of a 1:10 dilution of  it was performed (Figure 3.10) to 












































Nowadays,  there  are  several methods  available  for  protein  quantification.  In  this work,  the 
method described by Lowry and coworkers was used [48]. 
The  reaction mechanism  involves  reduction  of  the  Folin  reagent  and  oxidation  of  aromatic 
amino  acids  (mainly  tryptophan,  also  tyrosine). The  concentration of  the  reduced  Folin  reagent  is 
then measured by absorbance. As a result, the total concentration of protein  in the sample can be 
deduced from the concentration of Trp and Tyr residues that reduce the Folin reagent [48].  









Stock  concentration  of  Rubredoxin  was  determined  by  UV‐Vis  spectroscopy,  using  a  molar 
extinction  coefficient  at 490 nm of  6 900 M‐1  cm‐1  [49].  Taking  the 1:50 dilution  into  account,  its 
concentration was determined to be 3.23 mM. This value was converted to mg/mL using Rubredoxin 




























Lastly,  it was necessary to do a  further dilution to 0.5 mg/mL, and this was  the concentration 
used in Lowry’s protocol (vide Appendix F.1.1).  
 























After  preparation  of  the  standards  (in  duplicate)  and  the  Endo  III  samples  (in  triplicate), 
absorbance measurements at 580 nm were performed (Figure 4.3). 
 
Figure 4.3 | Calibration  curve obtained with Rubredoxin  standard  for  the  Lowry method. The  experimental 
datapoint in red was not considered for the linear regression. 
 
After  measurements,  the  concentration  of  Endo  III  samples  was  determined  using  the 
calibration curve equation obtained (Figure 4.3). Endo III concentration was determined to be 26.35 







Other common method used  to quantify protein  is  the BCA  (Bicinchoninic Acid) method  [50], 
which was  also used  to determine  the  concentration of  Endo  III  (vide Appendix  F.1.2  for method 









complex,  which  can  be  then monitored  through  absorbance measurements  at  510  nm.  For  the 
phenanthroline to react with iron, this ion must be first reduced to its ferrous state, which is done by 
reacting the iron with hydroxylamine hydrochloride through the following reaction [53]: 





The  Phenanthroline method  requires  extraction  of  iron  from  the  protein  polypeptide  chain. 
Therefore, Endo III samples (30 nmol Fe) were reduced with L(+)‐ascorbic acid sodium salt. After 10 
min  of  incubation,  the  pH  was  lowered  with  HCl  and  protein  was  precipitated  by  addition  of 
trichloroacetic acid. The supernatant of centrifuged samples was transferred to a new tube [54]. 
 
The  calibration  curve was  obtained  with  a  standard  iron  solution  (0.01 mg/mL)  following  a 
protocol adapted from [55] (vide Appendix F.2).   













The  iron  content  in  Endo  III  samples  was  determined  using  the  calibration  curve  equation 
















Fe_Endo_0.5 mL  0.131  0.010  0.103  102.8  0.1 
Fe_Endo_0.6 mL  0.154  0.012  0.101  101.5  0.0 
        102.2  1.0 
 
As mentioned before, each molecule of Endo III contains a [4Fe‐4S] cluster. Thus, assuming that 




























































After  pUC18  extraction  and  purification,  its  purity  was  assessed  by  a  0.8  %  agarose  gel 
electrophoresis (Figure 5.2), which was prepared according to the manufacturer’s  instructions (vide 








































pUC18 plasmid was hydrolyzed with EcoR  I at 37  oC,  for 1 h, according  to  the manufacturer’s 
instructions (vide Appendix G). 


























These  assays  were  conducted  in  a  custom‐made  system  that  was  built  as  a  result  of  a 
collaboration with Prof. Paulo Ribeiro’s  research group  from Physics Department at FCT‐UNL  [57]. 
The system, consisting of a lamp and a lifting sampler, is housed in a 480 mm x 380 mm x 1800 mm 






































Samples were  exposed  to  UV  radiation  in  transparent  UV  light  cuvettes  (UV micro‐cuvette, 
Brand),  at  10  cm  distance  from  this  source,  while  kept  on  ice.  The  irradiance  (µW/cm2)  was 
monitored  by  a  photo‐radiometer  HD2102.2  (Delta  Ohm)  with  a  probe  LP471UVC  (Delta  Ohm) 


















 Table  5.1  summarizes  all  exposure  times  and  corresponding  doses  that  were  used  in  the 

































h 20 min, 80 V). The exposure time  is  indicated on top of the  lanes. The gel was stained with SYBRSafe. The 
molecular  size  (bp) of each DNA  standard  is  indicated on  the  left  side of  the  figure. M – NZYDNA Ladder  III 
Standard. 
 





Observing  Figure  5.6,  one  can  see  a  decrease  in  the  band  intensity with  increasing  time  of 





Figure  5.6 were quantified using  the  image processing program  ImageJ  (http://imagej.nih.gov/ij/), 
following the software  instructions [58, 59]. The area obtained  for the first band  (corresponding to 












To  infer  about  the  effect  of  irradiation  on  supercoiled  plasmid DNA  (1.92  nM),  the  previous 
































2 h of exposure  to UV  radiation  (corresponding  to a dose of 52.73  kJ) most DNA exhibit mobility 
corresponding to the linear form of pUC18, indicating that UV radiation leads to double strand breaks 
in  the  DNA  molecule.  Moreover,  one  can  further  conclude  that  once  a  double  break  occurs, 
converting  the  supercoiled  form  into  the  linear one,  the effect of UV  radiation  is  less observable, 
which  is  in agreement with what was previously stated. Nevertheless,  it  is worth noting that, as  in 
linear pDNA experiment, the  intensity of the bands decreases after 2 h of UV  irradiation,  indicating 
that  some  DNA  molecules  are  hydrolised  to  small  DNA  fragments  with  higher  electrophoretic 
mobility. 
  
To  further  explore  what  was  observed  in  Figure  5.8,  a  series  of  samples  was  prepared  to 
increase  the number of experimental points  in  the  irradiation  time course  (corresponding doses  in 


































min,  80  V).  The  exposure  time  is  indicated  on  top  of  the  lanes.  The  gel was  stained with  SYBRSafe.  The 





Observing Figures 5.9 and 5.10,  it  is possible to note that with  increasing time of UV radiation 
exposure  the  supercoiled  form  of  pDNA  is  converted  to  the  linear  form,  indicating  that  the 
supercoiled form suffers double strand break. Total conversion is observed between 1 h 20 min and 1 
h  40  min  of  UV  radiation  exposure,  corresponding  to  radiation  doses  of  35.15  and  43.94  kJ, 







































UV  radiation exposure. The profiles were obtained by quantification of  the electrophoretic bands of  the gel 
shown in Figure 5.9. The quantification is presented in terms of band intensity. The decrease in intensity of the 
bands corresponding to the  linear form with  increasing UV radiation exposure time  indicates that some DNA 























conducted   with  the  same equipment and  in  the  same  conditions  (buffer,  irradiation  time, doses, 
distance from source, temperature, etc.) as the pUC18 irradiation assays. In the same way, one of the 
samples was not  irradiated  to  serve  as  control  (designated  time 0).  Effect of UV  radiation on  the 














Figure 6.1 | Effects of UV  radiation on Endo  III  (9.24 µM),  assessed by  SDS‐PAGE  (4‐12 % gradient pre‐cast 








formation of  a  covalent bond  among  Endo  III protein monomers, probably between  two  tyrosine 
residues, a phenomenon commonly described as an effect of UV radiation on protein [60, 61]. This 
ligation  derives  from  tyrosyl  radicals,  which  are  formed  when  the  polypeptide  chain  tyrosines 
residues are exposed to UV radiation.  
























The  UV‐Vis  spectrum  of  Endo  III  irradiated  samples  (Figure  6.2)  allows  the  detection  of 



















protein‐nucleic acid  interactions,  i.e., protein‐nucleic acid  complexes. For  this,  solutions of protein 
and  nucleic  acid  are  combined  and  the  resulting mixtures  are  subjected  to  electrophoresis  under 
native conditions through polyacrylamide or agarose gel. In general, the electrophoretic mobility of a 
protein‐nucleic acid complex  is  less than that of the free nucleic acid, which means that the rate of 










gel, 1 h 45 min, 80 V). The gel was  stained with SYBRSafe. The molecular  size  (bp) of each DNA  standard  is 
indicated on  the  left  side of  the  figure. B  ‐ Densitometric quantification of  free  control pDNA  (Lane  1)  and 
complex band (Lanes 9 and 15), using ImageJ. M – NZYDNA Ladder III Standard; 1 – pUC18 (10 nM) ; 2 – Endo III 
(10  M);  3  to  15  –  protein/DNA molar  ratios  of  4,  8,  17,  25,  33,  67,  100,  134,  168,  251,  500,  750,  1000, 
respectively. 
 








the  free  supercoiled  DNA  band,  which  is  indicated  by  a  decrease  in  the  band’s  intensity.  At  a 
protein/DNA molar ratio of 500, most of the free DNA band that moves  faster  in the gel  is shifted, 
showing the formation of Endo III‐DNA complex(es) with defined mobility.  
 
To  determine  DNA‐binding  ability  of  Endo  III  the  electrophoretic  images  (triplicates)  were 
processed  (free  pDNA  and  protein‐DNA  complex  bands)  using  ImageJ.  For  densitometric 
quantification, regions above the free DNA were considered as complex. The relative Endo III‐pDNA 
complex formation was plotted (Figure 7.2) as a function of protein concentration and fitted to the 
Hill equation,  	 	/	 	 	 , in which f is the fractional saturation, fmax 
corresponds to 100 % complex formation, [Endo III] is the concentration of the binding protein, n  is 


















































































pDNA  complex  is more  stable  than Endo  III‐supercoiled pDNA  complex.  The n > 1  values  indicate 
positive cooperativity on Endo III binding to both supercoiled and linear DNA. 































As  for  the assays  in 0.1 M Tris‐HCl, pH 7.1 buffer, also here a  shift  in  the migration profile  is 
observed with  increasing protein/pDNA ratio. During dialysis  (from 100 mM to 50 mM Tris‐HCl, pH 











experimental  details). UV  exposure  assays were  conducted with  the  same  equipment  and  in  the 
same  conditions  (doses,  distance  from  source,  etc.)  as  the  pUC18  and  Endo  III  irradiation  assays 
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From  observation  of  Figure  7.6,  it  was  concluded  that  up  to  30  min  of  UV  irradiation 
(corresponding to a dose of 13.18 kJ), the behavior  is similar to that observed  in the assay without 
irradiation  (Figure  7.1).  This means  that  Endo  III  is  not  damaged with  30 min  of  exposure  to UV 
radiation and, therefore, is able to bind to the plasmid.  
 










the  need  for  a  fully  coordinated  [4Fe‐4S]2+  cluster  for  the  in  vivo  stability  of  the  enzyme  [29]. 
Moreover,  at higher protein/DNA molar  ratios  (from 251:1), one  can observe  aggregates  that  are 
unable to enter the gel matrix (red boxes). These aggregates are retained in the well because of their 




since no  shift occurs, not even at higher protein/DNA molar  ratios.   The electrophoretic profile  in 























The  first step  in  the electrochemical characterization of Endo  III was  to verify  its 3D‐structure 
and  determine  its  superficial  electrostatic  charge,  in  order  to  define  the  initial  experimental 
conditions  to  be  used  in  this  study,  namely  the  type  of  electrode  material  and  the  need  of 
promoters/electrode modifiers. These conditions are  important to ensure charge transfer between 
the  enzyme  and  the  electrode,  and  to  avoid  repulsion.  Through  the  results  obtained  with  the 
software Accelrys DS Visualizer (v3.5.0.12158)  (Figure 8.1),  it was concluded that the enzyme has a 























Figure  8.1  |  Endo  III  3D‐structure  (A)  and  its  superficial  electrostatic  charge  (B).  The  [4Fe‐4S]  cluster  is 




































acquisition  software and assays were performed with a potenciostat "Autolab Type  III”  (Autolab) 




the  adsorption  of  5  L  of  this  enzyme with  a  concentration  of  183.88  M  onto  the  surface  of  a 
pyrolytic graphite (PG) electrode with prior co‐adsorption of 3 L of 2 mM neomycin (Figure 8.3). The 







carboxylate  ions on  its  surface, which  are  formed  by  contact with water or oxygen.  The negative 






the  reference  electrode  Ag/AgCl  and  with  a  platinum  wire  as  the  counter  electrode.  The 
supplementary NaCl was used as supporting electrolyte. 
 
In contrast to what has been described  in the  literature [33],  it was possible to obtain a direct 
electrochemical  response  of  Endo  III  without  modifying  the  electrode  surface  with  DNA,  which 
































with  the  control  and  given  that  the  protein  does  not  contain  any  other  electrochemically  active 
metallic  center  in  this  potential window,  this  redox  couple  is  assigned  to  the  [4Fe‐4S]3+/2+  cluster  
redox process of Endo III adsorbed onto the electrode surface. The voltammetric results indicate that 
direct electron transfer between the redox center of adsorbed Endo  III and the surface of the bare 















The  first  criterion only applies  for  small  scan  rates, up  to 50 mV/s, when a  linear behavior  is 













The difference between  the potential  values of  the  anodic  and  the  cathodic peaks, ΔEp,  also 
depends on  the  scan  rate, exhibiting a  linear behavior  for  scan  rates  in  the  range of 1  to 5 mV/s, 
(Figure 8.6 ‐ A). Therefore, the second criterion is verified only in the supramentioned range. 
 




value  of  60 mV  for  a  reversible  thin  layer  experimental  system  [69],  and  is  indicative  of  a  quasi‐
reversible system. 
Overall, for low scan rates, the redox peak currents of Endo III increased linearly with increasing 







The  determined  Ipa  /  Ipc  values were way  higher  than  1,  and  so  the  third  criterion was  not 





















of  electroactive  species  (mol‐1),  A  is  the  electrode  area  (cm2),    is  the  surface  concentration 








	 	 	  
where Q  is the total electric charge passed through the electroactive species (C), A  is the electrode 























where N  is  the number of  molecules,   is  the surface concentration  (mol/cm2), A  is  the electrode 




formed one or more  layers.  For  that purpose,  the  total number of molecules of Endo  III  that  can 
occupy the electrode surface was estimated. Since there is a considerable unpredictability regarding 
Endo III orientation upon deposition, horizontal and vertical orientations were considered. Their base 




























Using  the base areas obtained  for one molecule and  the electrode area,  the  total number of 
molecules  of  Endo  III  that  can  occupy  the  electrode  surface was  estimated  to  be  1.10x1012  and 
1.87x1012, in case of a horizontal and a vertical deposition, respectively. 
The  ratio between  the number of electroactive molecules of  Endo  III  adsorbed  and  the  total 








Assays  performed with  a  higher  protein  concentration  adsorbed  onto  the  electrode  surface 
resulted  in  increased  resistance,  i.e.,  Endo  III  adsorption  onto  the  electrode  surface  decreases 






Figure 8.8 | Cyclic voltammogram of Endo  III at higher concentration  (314.71 M,  red  line) and  comparison 
with the blank (black line), obtained on bare PG at  = 20 mV/s. All runs were performed in 0.1 M Tris‐HCl, pH 




the  conclusion  that  the  enzyme  itself  is  slightly  non‐conductive.  This  results  in  a  slow  electronic 


























To  prove  that  this  electrochemical  system  has  a  slow  electronic  transfer,  its  heterogeneous 
electron‐transfer  rate  constant  was  estimated  using  Laviron’s  mathematical  approach  for 










































































Due  to  the  obtained  ∆   values  ( 200/  mV),  ksh  was  determined  according  to  case  b). 





























































bare PG at  = 5 mV/s. Red  line, Endo  III without  irradiation; black  line,  irradiated Endo  III; blue  line, blank 
without irradiation; green line, irradiated blank. All runs were performed in 0.1 M Tris‐HCl, pH 7.1 + 0.1 M NaCl, 






The determined midpoint potentials  are  118  and 110 mV  vs. NHE  for  the non‐irradiated  and 
irradiated protein, respectively. This small difference in potential brings up the question whether this 
is a real shift due to the effect of UV radiation at the  level of protein conformation or coordination 




The  next  comparison was  between  pUC18  before  and  after  being  irradiated. Aside  from  the 
difference  in  the capacitive current shape,  there are no major differences between the blanks and 
the pUC18 samples’ voltammograms (Figure 9.2). Indeed, there are no faradaic currents present, as 





















on bare PG at  = 5 mV/s. Red  line, pUC18 without  irradiation; black  line,  irradiated pUC18; blue  line, blank 
without irradiation; green line, irradiated blank. All runs were performed in 0.1 M Tris‐HCl, pH 7.1 + 0.1 M NaCl, 





































at  = 5 mV/s. Red  line, complex without  irradiation; black  line,  irradiated complex; blue  line, blank without 
irradiation; green line, irradiated blank. All runs were performed in 0.1 M Tris‐HCl, pH 7.1 + 0.1 M NaCl, using 
an electrochemical  cell of one  compartment with a  three‐electrodes  configuration versus Ag/AgCl  reference 
and Pt auxiliary. Inset: magnifying of the anodic process (0.04 to 0.44 V). 
 
From  Figure  9.3,  one  can  observed  that  the  complex  redox  couple  presents more  negative 
potential  after  exposure  to  UV  radiation,  similar  to  the  one  found  for  Endo  III.  The  determined 
midpoint potentials are 137 and 112 mV vs. NHE for the non‐irradiated and  irradiated protein‐DNA 
complex, respectively. The fact that irradiated complex and Endo III have similar midpoint potentials 
brings  up  the  question  about  the  stability  of  the  complex  after  UV  irradiation.  The  observed 
difference  in  the midpoint potential  should be attributed  to  the DNA‐protein complex dissociation 
due  to UV  irradiation,  since  the  existence  of  a  complex  should  not  give  rise  to  a  redox  potential 












  Regarding  the  assays  without  irradiation  (Figure  9.4),  Endo  III  binding  to  pDNA  seems  to 















































At first sight,  it seems that there  is no shift  in the characteristic redox couple of Endo III, when 
comparing  the assays of  the  irradiated Endo  III  and  complex  (Figure 9.5).  Indeed,  the determined 
























As  discussed  above,  from  the  electrochemical  results  it  appears  that  the  irradiated  complex 
presents similar features to the  irradiated Endo  III. This may point to a complex  instability resulting 
from UV irradiation and potential imposition.  













also  here  one  can  speculate  that  a)  the  complex  is  effectively  affected  by  UV  radiation  and  is, 
therefore, destroyed or b) with 20 min of irradiation structural modifications occur in a fashion that 

















Figure  9.6  |  Superimposition  of  protein  and  DNA  stainings  of  the  gel  obtain  by  an  EMSA  performed with 
protein‐DNA complex that was exposed to UV radiation for different periods of time (indicated on top of the 
lanes). The binding buffer was 0.1 M Tris‐HCl, pH 7.1. The electrophoretic mobilities were  assessed by 1 % 





pulse  technique.  This  type of  technique differs  from  the normal  voltammetry because  a potential 
pulse  is  applied.  This  base  potential  is  incremented  between  pulses,  the  amplitude  increments 
always being equal (Figure 9.7) [67]. 
























effective  correction  of  the  contribution  of  the  charging  background  current  and  the  result  is  a 
differential pulse voltammogram. This technique has, therefore, the advantage of providing greater 
sensitivity  owing  to  an  increase  in  the  ratio  between  the  faradaic  and  not  faradaic  (capacitive) 
currents [67, 73]. 
The  differential  pulse  voltammogram  is  similar  to  the  first  derivative  of  a  conventional 







































obtained on PG, with 25 mV pulse amplitude and 5 mV step potential. Blue  line,  irradiated Endo  III; red  line, 


















obtained on PG, with 25 mV pulse amplitude and 5 mV step potential. Blue  line,  irradiated pUC18;  red  line, 
































Figure 9.10  | Differential pulse  voltammograms of    the adsorbed  complex, before  and  after UV  irradiation, 
obtained on PG, with 25 mV pulse amplitude and 5 mV step potential. Blue  line,  irradiated complex; red  line, 



















Regarding  the  assays  without  irradiation,  Endo  III  binding  to  pDNA  (green  line)  promotes  a 
positive shift of 15 mV  in the characteristic peak of Endo III (red  line), which  is clearly shown  in the 






















7.1  +  0.1 M NaCl,  using  an  electrochemical  cell  of  one  compartment with  a  three‐electrodes  configuration 















More  subtle  is  the  positive  shift  of  5  mV  between  Endo  III  and  complex  peaks,  after  UV 





























7.1  +  0.1 M NaCl,  using  an  electrochemical  cell  of  one  compartment with  a  three‐electrodes  configuration 








  CV  DPV  CV (literature)* 
Endo III without irradiation  118  117  250 (anodic) 
Complex without irradiation   137  132  20 
Endo III irradiated  110 107 ‐







to DNA,  in  this and  in  the previous chapter,  is 118 and 178 mV vs. NHE,  respectively. This  shift  in 
potential may be associated with slighly different experimental conditions used in these two assays. 
Indeed,  to  fullfill  the experimental  conditions used  in  the EMSAs  (Chapter 7),  in  the  set of  assays 
performed  in this chapter a different concentration of Endo III (6.18 M) was used and the enzyme 
was  incubated  for 2 h, at room temperature. The altered midpoint may result  from the  incubation 
step. Further assays are needed to clarify this issue. 
 
The midpoint  potentials  obtained  by  CV  in  this work  are  different  from  those  found  in  the 
literature [33] (Table 9.1). The most likely explanation for the disparity are the different experimental 





not mentioned  in  the original paper. Since  reported anodic peak  is 250 mV vs. NHE,  the midpoint 
potential  for  this  redox  couple would be  around 150 mV  vs. NHE, which  is  close  to  the midpoint 
determined in this work, given the associated errors.  
 





















and  in  a  fully‐loaded  form  (four  Fe  ions  per  protein molecule).  pUC18  plasmid was  isolated  and 
purified  with  a  high  degree  of  purity  as  well.  This  plasmid  was  successfully  linearized  with  the 
restriction enzyme EcoR I. 
Results  of  linear  pDNA  UV  irradiation  showed  that  over  irradiation  time  some  of  pDNA 
molecules  suffer nicks and double  strand breaks,  leading  to  the molecule’s  fragmentation. On  the 
other hand, supercoiled pDNA UV  irradiation  led to the conversion of this  form to the  linear  form, 
indicating  once  again  that  UV  radiation  cause  double  strand  breaks  in  the  DNA molecule.  Total 
conversion occurred between 1 h 20 min and 1 h 40 min of UV radiation exposure, corresponding to 
radiation doses of 35.15 and 43.94 kJ, respectively. 
Electrophoretic  results of Endo  III exposure  to UV  radiation  showed  that above 45 min of UV 
irradiation (19.77 kJ), a band with approximately twice the molecular mass of the one corresponding 
to monomeric Endo III starts to appear, with concomitant decrease  in the monomeric Endo III band 
intensity.  This behavior may be due  to  the  formation of  a  covalent bond  among  Endo  III protein 
monomers, probably between  two  tyrosyl  radicals, which are  formed when  the polypeptide  chain 
tyrosines residues are exposed to UV radiation. The UV‐Vis spectrum of  irradiated Endo III revealed 
significant modifications  after  45 min  of  UV  irradiation,  with  a  decrease  in  the  intensity  of  the 
absorption peak at 410 nm. This result raised two possibilities: a) UV radiation led to the destruction 
of  the  Fe‐S  bonds;  b) UV  radiation  led  to  a  different  redox  state  of  the  [4Fe‐4S]  cluster.  Further 





and 0.85  ± 0.13  μM,  and  n  values of 1.68  ± 0.30  and 1.63  ±  0.22,  respectively.  These  results  are 
indicative of  a  higher  Endo  III  affinity  to  linear pDNA  than  to  its  supercoiled  form  and  a  positive 
cooperativity on Endo III binding to both pDNA forms. 
On the other hand, EMSAs performed with pDNA complexed with protein irradiated for 45 min 
(19.77  kJ)  revealed  that  although  shift  occurred,  the  complexes  formed  were  unstable  and 
dissociated during electrophoresis. The reduced affinity of Endo III for DNA is possibly due to partial 
loss of the FCL motif resulting  from a higher exposure time to UV radiation. This  is consistent with 
what was  concluded  for Endo  III UV  irradiation  results, where  the  formation of Endo  III dimers  is 






reinforces  the  thesis  that  some  Endo  III molecules  suffered  some  type of  conformational  change, 
probably  unfolding,  due  to  UV  radiation  exposure.  After  6  h  of  irradiation  (158.18  kJ)  no  shift 
occurred,  i.e., no complexes were  formed. This result  led to the conclusion that Endo  III molecules 
were irreversibly damaged. 
Direct  electrochemical  response  of  Endo  III  unbound  to  DNA  was  observed  on  a  pyrolytic 
graphite  electrode  by  cyclic  and  differential  pulse  voltammetry.  For  the  first  time,  without  the 
presence of DNA,  it was possible  to observe a quasi‐reversible  redox couple displaying a midpoint 
potential of 178 ± 9 mV vs. NHE. This redox couple was attributed to the [4Fe‐4S]3+/2+ cluster  redox 






































from  DNA  binding.  On  the  other  hand,  the  difference  observed  between  non‐irradiated  and 
irradiated  complex may  be  associated with  complex  instability  resulting  from  UV  irradiation  and 
potential  imposition,  since  in  this experiment  it was  the  complex  that was  irradiated  after 2 h of 
incubation, rather than Endo  III alone. Thus, these changes may  lead to a complex conformation  in 
which  the  protein  behavior  is  similar  to  the  free  Endo  III,  or  to  the  complex  dissociation, which 
explain the potential obtained. 
Further  electrochemical  assays  are  needed  either  to  understand/clarify  the  obtained  results 
and/or to test for reproducibility and obtain statistic relevance. 
 
Overall, one  can  speculate  that,  at  least  for  this  type of UV  radiation, both protein  and DNA 
molecules are affected and show evidences of structural damage. This may  lead one to believe that 






These  findings  lead  to  further  investigation, where  other  sources  of  radiation may  be  used, 










The  studied  system  proved  to  be  highly  complex.  Therefore,  further  assays  and  the  use  of 
complementary  techniques would be needed  for  a deeper understanding of  this  system. Possible 
paths for a more detailed study are: 
 




 Perform  assays  of  formal  potential  (Eo’)  dependence  with  temperature,  to  verify  the 
conformational  and/or  structural  changes  on  the  enzyme  and  in  its  [4Fe‐4S]  cluster,  in  the 
absence and presence of DNA; 
 Optimize the conditions for using a gold electrode modified with thiolated‐DNA, in order to use 




 Use  complementary  spectroscopic  techniques  such  as  EPR,  Fluorescence  and Mössbauer  to 
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E.  coli  cells  were  desintegrated  through  3  cycles  with  an  ultrasonic  probe  LABSONIC®  M 
(Sartorius). Each cycle consisted of 3 min at 104 W.cm‐2 and 1 min 30 s at rest, always on ice.  
A.5 Centrifugation 






fixed‐angle rotor for  lower volumes  (1 h 30 min at 118 000 g and 4 oC) and the “Type 45 Ti”  fixed‐
angle rotor for higher volumes (1 h 30 min at 125 000 g and 4 oC). 
A.6 Dialysis 


















Endo  III was purified by  Ionic Exchange Chromatography using a Resource S column  (6 mL, GE 
Healthcare) pre‐packed with Source 15 S resin (GE Healthcare). 
 






























5. Cell  culture was  centrifuged  at 3900 g  for 10 min at 4  oC and  supernatant discarded. The 
bottles were placed on  ice  immediately and each pellet was  resuspended  in 10 mL of 100 
mM  MgCl2  (Sigma),  with  a  continuous  swirling  in  ice  water  for  about  5  min  until  fully 
resuspended. 







9. Supernatant was discarded, 5.4 mL of CaCl2 were added  to  the  resulting pellet and  it was 
resuspend by swirling it in ice water. 


















the  positive  control,  1  L  of  pUC19  control  DNA  (NZYTech) were  added  to  one  eppendorf 
containing 50 µL of competent cells and for negative control, the volume that was left on the 














































5. 3.2 mL of  the  Solution  III were  added.    The  solution was mixed  gently  and  thoroughly by 
















12. 3 mL  of  Buffer HB were  added  to  the Midi  column  and  centrifuged  as  above.  The  flow‐
through was discarded and DNA Midi column was reinserted in the same collection tube. 
13. 3.5 mL of DNA Wash Buffer  (previously diluted with  absolute ethanol) were added  to  the 
Midi  column  and  centrifuged  as  above.  The  flow‐through  was  discarded  and  DNA  Midi 
column was reinserted in the same collection tube. 
14. Another 3.5 mL of DNA Wash Buffer were added to the DNA Midi column and centrifuged as 
above. The  flow‐through was discarded and DNA Midi  column was  reinserted  in  the  same 
collection tube. 
15. The empty DNA Midi  column was  centrifuged at 7 000  rpm  for 20 min  to dry  the  column 
matrix. 




performed by  adding  0.5 mL of  Elution Buffer onto  the  center of  the  column matrix.  The 























































LB  is a nutritionally rich medium that  is widely used  in molecular microbiology applications for 














the solutions are autoclaved at 121  oC  for 20 min. The solutions are  left  to cool  to 50  oC or below 




bacteria  thrives  in  this  medium  because  of  the  additional  amino  acids,  nucleotide  precursors, 
vitamins, and other essential metabolites that the cell need during growth and development. Sodium 








































































































Resource S  column  (6 mL) was equilibrated  in 20 % ethanol and was properly  treated before 
being use as follows: 

















































used both  in  the determination of  a protein’s molecular mass  as  to assess  the purity  level of  the 
protein fractions throughout the purification. It  is based on the technique described by Laemmli [8] 
and in this thesis it was used mainly for purity assessment. 
Gel  polimerization was  performed  according  to  the BioRad protocol,  using  the  solutions  and 
volumes  shown  in  Table  E.1.  The  samples were  prepared  by  adding  sample  buffer  containing  ‐
mercaptoethanol  in a 1:1  ratio  to  the sample and boiling  them  for 5 min, being  then  immediately 


























































































standard  is  indicated on the  left side of the  figure; B.  Invitrogen SeeBlue® Pre‐stained Standard. The gel was 










Gel  polymerization  was  performed  according  to  the  manufacturer’s  instructions,  varying 





































ions  from  the  alkaline  copper  solution  to Cu+. The  amount of Cu2+  reduced  is proportional  to  the 




The most  likely explanation  for the quantification by this method has  failed relates to the  fact 
that  Endo  III  contains  a  [4Fe‐4S]  cluster.  Iron,  even  at  very  low  concentrations,  interferes  in  the 
quantification because  it is also capable of reducing Cu2+ to Cu+ [11], leading to a higher quantity of 



















As mentioned  in Subchapter 4.2,  the Phenanthroline method  requires extraction of  iron  from 
the protein polypeptide chain. Therefore, the samples (30 nmol Fe) with volumes of 500 and 600 µL 
were  reduced with  60 µL of  10 %  L(+)‐Ascorbic  acid  sodium  salt  (Fluka).  Then,  the  samples were 
incubated  for  10 min with  75 µL  of  8 N HCl  (Sigma)  in  order  to  lower  the  pH  of  the  solution  to 
prevent iron oxides formation. After this, 75 µL of 80 % Trichloroacetic acid (Alfa Aesar) were added 











0  1  2  3  4  5 
Standard iron solution (Fluka)  0  0.2 0.4  0.8 1.2 1.6
Milli‐Q water  2.5  2.3 2.1  1.7 1.3 0.9
  Mix (vortex) 
10 % Hydroxylamine (Sigma)  0.4  0.4 0.4  0.4 0.4 0.4
  Mix (vortex) 
0.3 % Phenanthroline (Panreac)  0.4  0.4 0.4  0.4 0.4 0.4
  Mix (vortex) and wait 10 min 
Milli‐Q water  1.7  1.7 1.7  1.7 1.7 1.7
  Measure Abs at 510 nm 
 











































































As  stated  in  page  42  (Subchapter  5.3),  to  further  explore  the  effects  of  UV  radiation  on 
supercoiled pDNA, a series of samples was prepared to increase the number of experimental points 
in  the  irradiation  time  course.  For  that,  a  bulk  solution  of  1100  µL  (11  samples  x  100  µL)  was 












80 35 41  68.29	  




























































































































































































































  During the project,  it was necessary to rebuild the working electrode more than once,  in order 
to clean and smooth its surface, leading to a higher electrochemical performance and improvement 
in its conductivity. 
Before  its  use,  the  working  electrode  was  properly  tested.  For  this  test,  an  extremely  well 
defined redox pair was chosen for maximum precision (Figure J.1). 
 
Figure  J. 1 | Voltammogram  for pyrolytic graphite electrode  test, using a 10 mM  ferri/ferrocyanide  solution 
(Sigma) in 1 M KNO3 (Panreac), between ‐0.2 to 0.7 V (vs. Ag/AgCl) at various scan rates. 
 










This  test also allowed  the determination of  the  real area of  the working electrode, using  the 
Randles–Sevcik equation: 
	 2.69 10 ⁄ ⁄ ⁄  
where  Ip  is  the  peak  current  (A),  n  is  the  number  of moles  of  electrons  transferred  per mole  of 
electroactive species (mol‐1), A is the electrode area (cm2), D is the diffusion coefficient (cm2/s), C  is 
the concentration in (mol/cm3), and  is the scan rate (V/s). It is apparent from this equation that the 












Figure  J. 2 | Plot of  the current peaks versus  the square  root of the applied scan  rates, both  for anodic and 
cathodic peaks. 
 
Using  one  of  the  slopes  obtained with  Ip  vs.  1/2  and  the  known  values  of  n,  D  (anodic  or 
cathodic)  and  C,  the  real  electrode  area  (A)  was  determined.  Even  though  the  experiment  was 
performed  in 1 M KNO3, the diffusion coefficient value found  in the  literature [17] was determined 
through  an  experiment  in  1  M  KCl.  However,  these  authors  stated  that  little  difference  exists 
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